












Abstract:  Phycotoxins, which  are  produced  by  harmful microalgae  and  bioaccumulate  in  the 
marine  food web,  are  of  growing  concern  for Australia.  These  harmful  algae  pose  a  threat  to 
ecosystem and human health, as well as constraining the progress of aquaculture, one of the fastest 
growing  food  sectors  in  the world. With  better monitoring,  advanced  analytical  skills  and  an 
increase  in microalgal  expertise, many  phycotoxins  have  been  identified  in Australian  coastal 
waters  in  recent  years.  The most  concerning  of  these  toxins  are  ciguatoxin,  paralytic  shellfish 
toxins, okadaic acid and domoic acid, with palytoxin and karlotoxin increasing in significance. The 
potential  for  tetrodotoxin, maitotoxin  and palytoxin  to  contaminate  seafood  is  also  of  concern, 
warranting future investigation. The largest and most significant toxic bloom in Tasmania in 2012 
resulted in an estimated total economic loss of ~AUD$23M, indicating that there is an imperative to 




and  ecology  of  harmful  bloom  species,  may  lead  to  more  appropriate  management  of 
environmental, health and economic resources. 




Many  people  suffer  food  insecurity  throughout  the  world,  and  aquaculture  is  the  fastest 
growing  food  production  sector  across  the  globe  [1].  Harmful  algal  blooms  (HABs)  and  their 
associated  phycotoxins,  however,  have  important  economic,  health  and  environmental  effects. 
Global fisheries production is valued at US$91.2 billion, with 110 million tonnes of fish provided for 




Marine  biotoxins  are  chemical  compounds  produced  via  secondary metabolic pathways  by 
certain microalgae, notably dinoflagellates and diatoms. These contaminants can bioaccumulate in 








these  conditions,  the  clinical  symptoms  include,  but  are  not  limited  to,  gastrointestinal  (nausea, 
vomiting, diarrhoea) and/or neurological  (tingling, headaches, dizziness, hallucinations,  seizures, 
death) consequences. 
Harmful marine microalgae and  their potential  risks  to  food  safety and/or market access of 
commercially‐produced  seafood  are  a  growing  concern  in  Australia.  The  types  of  poisoning 
syndromes already encountered can be divided into those that have impacted humans or the marine 
food chain through the ingestion of seafood, those that have caused the deaths of marine life or those 
causing  human  skin  irritations  or  breathing  difficulties  [6].  With  the  regular  monitoring  of 
waterways, aquaculture and wild fisheries, there has been a suite of phycotoxins emerging over the 









Paralytic  shellfish  toxins  (PSTs)  are  phycotoxins  produced  by  marine  dinoflagellates 
(phytoplankton)  that  cause paralytic  shellfish poisoning,  a potentially  fatal  human  illness. Early 
symptoms of PSP can include tingling of the lips and tongue and progress to fingers and toes, loss of 
muscle control (including chest and abdomen) and difficulty breathing. With high toxin exposures, 








models  for  both  ethical  and  technical  reasons.  Several  instrumental  methods  of  analysis  have 
achieved  international  accreditation  and  have  been  implemented  for  regulatory  monitoring 
purposes,  including  in Australia. These methods  include pre‐column oxidation with  fluorescence 
detection  (AOAC  2005.06)  [9]  and  post‐column  oxidation  with  fluorescence  detection   
(AOAC 2011.02) [10]. 
For Australian waters, Alexandrium  is  the most challenging genus, both  from  taxonomic and 
industry/regulator perspectives. Species of the Alexandrium tamarense species complex [11] overlap 
or  are  identical  in  their morphological  features, despite  the  fact  that  their  toxicity  can be highly 
variable and patchy (see [12] for a summary of the toxin profiles of identified strains of the former 
Alexandrium  tamarense  species  complex,  including  their  varying  quantities  and  diverse  toxin 
profiles).  Species  that  produce  PSTs  in Australia  to  date  are Alexandrium  pacificum, Alexandrium 
australiense,  Alexandrium  fundyense, Alexandrium minutum  and  Gymnodinium  catenatum.  The main 
cause of PST episodes in Australia to date has been Alexandrium pacificum (as A. catenella) [13] and, 
more  recently, Alexandrium  fundyense  (as A.  tamarense)  [14].  In  2012,  Japanese  import  authorities 
(Ministry  of  Health,  Welfare  and  Labour)  recalled  a  shipment  of  blue  mussels  (Mytilus 
galloprovincialis) derived from the east coast of Tasmania due to the presence of paralytic shellfish 





coastline  and  total  economic  losses  of  ~$23M  [4,14]. Bloom  isolates were  characterized  by DNA 
sequencing based on the LSU‐rDNA (large subunit), ITS‐rDNA (internal transcribed spacer) and the 
saxitoxin  (STX)  synthetase  SxtA1/A4  regions  and  were  confirmed  as  Alexandrium  fundyense 
(previously A. tamarense Gp 1), a species not previously  reported  from Australasia. Moreover, all 
isolates  of  Alexandrium  fundyense were  found  to  produce  PSTs  with  the main  toxin  analogues 
identified  as  the  N‐sulfocarbamoyl  toxin  C1/2  and  gonyautoxin  (GTX)1/4,  low  proportions  of 








In  2015  and  2016,  once  again,  species  of  the  A.  tamarense  species  complex were  found  in 
Tasmania  in  bloom  abundances  along  the  east  coast,  concomitant with  high  levels  of  PSTs  in 
shellfish  (max  concentration  of  24 mg∙kg−1  in mussels  collected  from Great Oyster Bay., TSQAP 









is  most  commonly  in  spring/summer,  A.  fundyense  in  winter/spring  and  A.  minutum  in  early 
summer/autumn.  The  seasonal  occurrence  for  A.  australiense  in Australian  coastal waters  is,  as   
yet, unknown [6].   
With certain lines of evidence suggesting that the toxic dinoflagellate Gymnodinium catenatum 
was  introduced  into  Tasmanian  waters  relatively  recently  (after  1972),  via  ship  ballast  water 
discharge  from  vessels  originating  most  likely  from  Japan  and  South  Korea  (and  less  likely   
Europe)  [18],  this  species  has  regularly  and  significantly  bloomed  in  the  Derwent  and  Huon 






sodium  channels  and,  combined  with  their  lipophilic  nature,  have  the  potential  to  contribute 
significantly to sample toxicity [21]. 
Blooms  in Tasmanian waters  tend  to occur during  the period  from December–June,  in water 
temperatures of 12–18 °C  [22].  In New South Wales, Gymnodinium catenatum has also been  found 
sporadically  at  several  estuarine  sites: Manning River, Brisbane Water, Hawkesbury,  Jervis Bay, 









from  these  organisms,  including  okadaic  acid  (OA),  dinophysistoxin‐1  (DTX‐1)  and   
dinophysistoxin‐2  (DTX‐2)  (Table  1). Many  esters  of  okadaic  acid  and  the  dinophysistoxins  are 
formed by conjugation of the terminal carboxylic acid group with poly‐hydroxylated, sulphated or 
unsaturated alcohols. In shellfish, a proportion of the toxins are acylated at the C‐7 hydroxyl group 
with  long‐chain  fatty acids,  forming derivatives collectively known as dinophysistoxin‐3  (DTX‐3). 
OA  and  DTXs  inhibit  serine/threonine  protein  phosphatases  1  (PP1)  and  2A  (PP2A)  [26,27], 
increasing  protein  phosphorylation,  which  in  turn  affects  several  cellular  processes,  such  as 
metabolism,  cytoskeletal maintenance, gene  transcription,  cell division, membrane  transport  and 





Species of Dinophysis  and Prorocentrum  are distributed worldwide. Significant DSP  episodes 
have  occurred worldwide  including  in Canada  [30], Chile  [31],  Japan  [32],  Spain,  Portugal  and 
Norway  [24], and as such, species of Dinophysis are  the  focus of many harmful algal monitoring 
programs throughout the world. Dinophysis acuminata is the main agent of DSP events around the 
world, with some strains producing only PTX, others only OA, others DTX1 and PTX2 or a mixture 
of  OA,  DTXs  and  PTXs  (Intergovernmental  Oceanographic  Commission‐UNESCO  and  the 
references therein http://www.marinespecies.org/hab/).   
D. acuminata has been responsible for three major DSP events in Australia to date, although no 
fatalities  have  been  recorded.  In  1997,  D.  acuminata  (and  D.  tripos)  was  implicated  in  the 
contamination of pipis (Plebidonax deltoides) in New South Wales [33]. This incident resulted in 102 
people being affected and 56 cases of gastroenteritis reported. In March 1998, a second outbreak was 



































































































































Whole scallop  0.023  0.51  0.018  <0.050  0.041 
Processed scallop b  <0.010  0.037  0.014  <0.050  0.014 
Whole razorfish  0.013  0.15  0.051  0.089  0.153 
Processed razorfish c  <0.010  0.023  <0.010  <0.050  <0.050 
Whole oyster  0.11  0.79  0.023  0.12  0.253 
FSANZ maximum limit for DSP toxins in bivalve molluscs  0.2 
< denotes that the concentrations was less than the limit of detection and was considered to be nil. 
Pectinotoxin,  PTX:  FRANZ,  Food  Standards Australia New Zealand.  a PTX‐2  seco  acid  has  been 
shown to be non‐toxic to humans, so is not included in the total DSP calculation; b Processed scallops 















Palytoxin  has  since  been  isolated  from  Palythoa  sp.  from  Japan  and  the Caribbean  and may  be 
responsible for clupeotoxin fish poisoning (CLP). Other structurally‐related compounds have been 




Palytoxin  derivatives  are  now  known  to  be  produced  by  the  epi‐benthic  or  epi‐phytic 
dinoflagellates  of  the  genus Ostreopsis, which  has  a wide  global  distribution  in  temperate  and 
tropical waters [63]. The number of known palytoxin‐like analogues now approaches 20, including 
the structurally‐related ostreocin‐D, ovatoxins a–k and isobaric palytoxin [63–69]. These compounds 
are  able  to  transfer  through  the marine  food  chain  and  can  result  in  human  illnesses  through 
consumption  of  contaminated  seafood.  Evidence  of  respiratory  distress  through  exposure  to 
aerosolized toxins has also been documented [70].   
Recently, Ostreopsis cf. siamensis isolated from Australian coastal waters was examined for the 
first  time  for  the  presence  of  palytoxin‐like  compounds  using  a  novel  quantitative  analytical   
method [42]. The method uses LC‐MS/MS to analyse substructures generated by oxidative cleavage 
of vicinal diol groups present  in  the  intact  toxin. Oxidation of palytoxins, ovatoxins or ostreocins 
using  periodic  acid  generates  two  nitrogen‐containing  aldehyde  fragments:  an  amino  aldehyde 
common  to  these  toxins and an amide aldehyde  that may vary depending on  the  toxin  type. An 





Ongoing  investigations  are  being  conducted  to  determine  the  structure  of  this  analogue. 






(a)  Palytoxin  (PLTX)  standard  (50  ng∙mL−1)  and  (b) Ostreopsis  cf.  siamensis  (Strain  identification 
CAWD203) from Merimbula, Australia [71]. 
In  another  study  investigating  the  hidden  diversity  of Ostreopsis  collected  from Australia’s 
Great Barrier Reef, toxin presence (both the amino aldehyde fragment, common to all known PLTX, 
ovatoxin and ostreocin analogues, as well as the amide aldehyde fragment, thereby confirming the 
presence  of  PLTX‐like  analogues) was  only  confirmed  for  O.  ovata  (total  amount  of  PLTX‐like 






Ciguatera  fish poisoning  (CFP)  is  the most  common, non‐bacterial human  illness  associated 
with seafood consumption [72]. The poisoning syndrome is undoubtedly under reported, due to the 
remoteness of affected individuals and the fact that clinical diagnosis is difficult due to the variable 
symptoms  ranging  from neurological, gastrointestinal  to  cardiovascular  [73]. CFP  is prevalent  in 
tropical and sub‐tropical waters of the South Pacific Ocean, and  it affects many of the indigenous 
populations that inhabit these islands, both populated and remote. CFP is caused by consumption of 
reef  fish  containing  ciguatoxins  (CTX),  which  are  complex  fat‐soluble  toxins  produced  by 




documented  [16,74],  a  species  that  consistently  produces  CTXs  has  yet  to  be  identified  from 
Australian waters [74–76]. 
Gambierdiscus  species  produce  a  range  of  polyether  toxins,  with  ciguatoxins  the  most 
extensively  studied  [77–79].  Ciguatoxins  isolated  from  G.  polynesiensis  culture  extracts  include 
Mar. Drugs 2017, 15, 33    10 of 19 
 














Gambierdiscus  species also  synthesize other  toxins,  including gambieric acids  [81], gambierol 
[82], gambierone  [83] and maitotoxins  [84,85]. Maitotoxin  (MTX‐1)  itself  is a water‐soluble  cyclic 
polyether  ladder marine  toxin  that was  first  described  in  the mid‐1970s  (Table  1).  Its  complex 
molecular  structure  and  stereochemistry  were  subsequently  determined  in  the  1990s.  MTX 
represents  the  largest  natural  non‐biopolymer  compound  known  with  a molecular  formula  of 
C164H256O68S2Na2 (MW 3425.9 g∙mol−1) and is an extremely potent calcium channel inhibitor with an 
LD50  of  0.05  μg∙kg−1  via  intraperitoneal  injection  into  mice  [86].  Australian  researchers  have 
described  other maitotoxins  (MTX‐2, MTX‐3)  from different  strains  of Gambierdiscus  sp.  isolated 
from Queensland, and these display high levels of toxicity in in vitro systems [84]. Although MTX‐1 
appears to have a low tendency of accumulating in fish flesh, as compared to stomach or intestines 

















in recent years  that  the most southern confirmed sources of CFP  in Australia have been reported 
[90]. Prior to 2014, there had been only one documented outbreak of ciguatera fish poisoning from 
fish caught in the state of New South Wales (in 2002), and yet since 2014, outbreaks of CFP have been 
reported  each  year,  with  a  total  of  twenty  four  individuals  affected  over  five  separate   
outbreaks [90,91]. All of these outbreaks have been linked to the consumption of Spanish mackerel 
(Scomberomorus  commerson)  caught  in  New  South  Wales  (NSW)  coastal  waters  with  Pacific   
ciguatoxin‐1B  concentrations  of  up  to  1.0  mg∙kg−1  (fish  tissue)  detected.  Increasing  ocean 









toxin.  In Australia,  several marine animals are known  to  contain TTX,  including  the blue‐ringed 
octopus  (Hapalochlaena  lunulata)  [92] and “common”  toadfish  (Tetractenos hamiltoni)  [92]. TTX has 




EU.  No  regulatory  limit  has  been  established,  although  there  is  a  current  push  for  robust 




6‐epi‐TTX),  oxidized  compounds  (11‐oxo‐TTX,  tetrodonic  acid),  deoxygenated  compounds 
(5‐deoxy‐TTX,  11‐deoxy‐TTX,  4‐epi‐11‐deoxy‐TTX,  1‐hydroxy‐5,11‐dideoxy‐TTX,  5,6,11‐trideoxy‐TTX, 
4‐epi‐5,6,11‐trideoxy‐TTX, 8‐epi‐5,6,11‐trideoxy‐TTX, 1‐hydroxy‐8‐epi‐5,6,11‐trideoxy‐TTX), compounds 
with  the  deletion  of  the  methylene  group  at  C‐11  (11‐nor‐TTX‐6(R)‐ol,  11‐nor‐TTX‐6(S)‐ol, 
11‐nor‐TTX‐6,6‐diol),  anhydro  derivatives  (4,9‐anhydro‐TTX,  4,9‐anhydro‐6‐epi‐TTX, 
4,9‐anhydro‐11‐deoxy‐TTX,  4,9‐anhydro‐8‐epi‐5,6,11‐trideoxy‐TTX,  1‐hydroxy‐4,4a‐anhydro‐8‐ 




micro‐algae, as  it has been  found  in cultures of  the dinoflagellate Alexandrium tamarense  [97] and 
linked to a bloom of Prorocentrum minimum [94]. The accumulation of TTX in marine animals from 
the diet  is plausible. However,  levels  in  bacteria  and marine  sediments  are  low,  and  it  remains 










2011, which  resulted  in  the deaths of  >10,000  fish,  and  rays  in Hare Bay,  in northern  Jervis Bay 
(Shauna Murray, unpublished data). It was also linked to a fish kill in Lake Illawarra in 2000 [99]. 




were present, while nitrate  levels were  low,  and  salinity was  21–27 ppt.  [54]. Blooms  appear  to 
develop under  low  flow  conditions, and elevated  flow  rates appear  to dissipate  the blooms  [54]. 
Whilst the distribution of K. veneficum in Australian waters is not completely known, it is likely to be 






occurred  in  the  shallow,  sandy,  intermittently  open  coastal  lagoon,  on  the  northern  beaches  of 





















acid, which,  due  its  rigid  structure,  binds  to  glutamate  receptors  in  the  central  nervous  system 
causing  over  excitation  and,  as  a  consequence,  neuro‐excitatory  behaviour  in  humans, marine 
mammals,  birds  and  fish  ([101]  and  the  references  therein).  Clinical  symptoms  range  from 
gastrointestinal (nausea, vomiting, diarrhoea) to neurological (headaches, dizziness, disorientation, 
seizures, short term memory loss, permanent brain damage) and can be fatal. 
Species  belonging  to  the  potentially  toxic  diatom  genus  Pseudo‐nitzschia  are  a  significant 










distinguish, with  identification  to  the species  level requiring  the  time‐consuming  identification of 
fine‐scale  characteristics  only  visible  under  an  electron  microscope.  Moreover,  elevated  cell 
concentrations  of  Pseudo‐nitzschia  are  commonly  reported  in  the  southeastern  Australian   
oyster‐growing estuaries [16]. In 2010, Pseudo‐nitzschia cuspidata was responsible for the largest and 
longest  toxic Pseudo‐nitzschia blooms  to date, closing  the Sydney  rock oyster  (Saccostrea glomerata) 
harvest areas  for 16 weeks  (max. concentration of 34 mg∙DA∙kg−1 oyster  tissue) and resulting  in a 
significant  financial  loss  to  the AUDS$35 million  industry  (A. Zammit, personal  communication, 
[7]). Being one of the most abundant and toxic Pseudo‐nitzschia species, this P. cuspidata represents 
the greatest  risk  for  aquaculture  in Australian  coastal waters. For  this  reason,  a  rapid molecular 








of harmful  algal  species, methods have  centred on genetic  techniques,  such  as qPCR directed  at 
detecting  species,  or  at  genes  involved  in  toxin  biosynthesis  (reviewed  in  [104]),  HAB‐species 
specific microarrays [105] and fluorescence in situ hybridisation methods [106]. In terms of chemical 




new methods  for  the detection of  these  toxin groups have been developed  to utilise LC‐MS/MS 
equipment that is currently in use in shellfish monitoring programs [37,110]. 
In Australia, new  technologies have been  recently developed or  researched  for use  in HAB 
monitoring,  in response  to  the  increased  importance of HABs. Highly morphologically similar or 
identical  species,  which  differ  significantly  in  toxicity,  can  co‐exist  at  several  locations  in   
Australia,  [11],  complicating  the use of phytoplankton  identification  as  an  early warning  system 
prior to shellfish contamination with toxins. In southern Australia, the dinoflagellates A. australiense 
(previously A. tamarense Group V), A. pacificum (A. tamarense Group IV) and A. fundyense (formerly A. 




NSW  and  Tasmania  [111,112]  and  to  assay  oyster  digestive  glands  directly  as  a  fast  screen  for   
PSTs  [113]. A  comparison  of multiple ELISA methods  for  the  rapid detection  of PST  toxins has 
recently  been  conducted,  aimed  at  improving  the  detection  of  PSTs  in  Tasmania,  following  the   
large‐scale PST blooms that have occurred there (Dorantes‐Aranda et al., 2017), and some of these 
rapid PST tests are now being used by shellfish farmers. In addition, several new methods have been 
developed  for  LCMS/MS  instruments  and  are  being  used  in  Australian  biotoxin  laboratories, 
including new methods for PSTs [37] and for CTXs (Harwood et al., in prep). 
10. Knowledge Gaps and Conclusions 













collection,  in  particular  the  collection  and  analysis  of  long‐term  datasets,  so  that  trends  can  be 
assessed  over  the  entire  country.  Nevertheless,  research  has  intensified,  into  new  detection 
technologies  and  monitoring  strategies,  and  communication  between  the  seafood  industry, 







other  phycotoxins  (azaspiracids,  yessotoxins,  brevetoxin)  and  the  cyclic  imines  (spirolides, 
gymnodimines, pinnatoxins and pteriatoxins) are routinely monitored, these toxins are not yet an 
issue  for  Australian  coastal  waters.  The  potential,  however,  for  tetrodotoxin,  maitotoxin  and 
palytoxin contamination of seafood also needs to be investigated. Once toxin profiles are clarified 
and new techniques implemented and standardized, both requiring the need for purified standards, 
both  intra‐  and  inter‐species  toxicity  comparisons  are  necessary.  Future work  also  includes  the 
validation and application of rapid, real‐time molecular assays for the detection of harmful species 
and toxin genes. This, in conjunction with a better understanding of marine diversity and the life 














3. Australian  Seafood CRC. Marine  biotoxin  diagnostic  capability  and  capacity  in Australia: A  business 
review and implementation plan. In A Report to the Seafood Cooperative Research Centre Regarding Australia’s 
Existing  and  Future  Capability  and  Capacity;  Ridge  Partners  for  Australian  Seafood  CRC:  Canberra, 
Australia, 2011; p. 105. 
4. Campbell, A.; Hudson, D.; McLeod, C.; Nicholls, C.; Pointon, A. Tactical Research Fund: Review of the 












toxins  in  shellfish  using  prechromatographic  oxidation  and  liquid  chromatography with  fluorescence 
detection: Collaborative study. J. Aoac Int. 2005, 88, 1714–1732. 
10. Van  de  Riet,  J.;  Gibbs,  R.S.;  Muggah,  P.M.;  Rourke,  W.A.;  MacNeil,  J.D.;  Quilliam,  M.A.  Liquid 
chromatography  post‐column  oxidation  (PCOX)  method  for  the  determination  of  paralytic  shellfish 
toxins in mussels, clams, oysters, and scallops: Collaborative study. J. Aoac Int. 2011, 94, 1154–1176. 
11. John, U.; Litaker, R.W.; Montresor, M.; Murray, S.; Brosnahan, M.L.; Anderson, D.M. Formal revision of 












15. FRDC.  Improved Understanding  of Tasmanian Harmful Algal Blooms  and Biotoxin Events  to Support Seafood 
Risk  Management;  Milestone  Progress  Report,  Project  Number  2014/032;  Fisheries  Research  and 
Development Corporation: Canberra, Australia, 2015; p. 11. 
16. Ajani,  P.;  Brett,  S.; Krogh, M.;  Scanes,  P.; Webster, G.; Armand,  L.  The  risk  of  harmful  algal  blooms 
(HABs) in the oyster‐growing estuaries of New South Wales, Australia. Environ. Monit. Assess. 2013, 185, 
5295–5316. 
17. Hallegraeff, G.M.; Bolch, C.J.; Blackburn, S.I.; Oshima, Y.  Species of  the  toxigenic dinoflagellate genus 
Alexandrium in southeastern Australian waters. Bot. Mar. 1991, 34, 575–587. 







21. Negri,  A.P.;  Bolch,  C.J.S.;  Geier,  S.;  Green,  D.H.;  Park,  T.G.;  Blackburn,  S.I. Widespread  presence  of 
hydrophobic paralytic shellfish toxins in Gymnodinium catenatum. Harmful Algae 2007, 6, 774–780. 
22. Hallegraeff, G.M.;  Fraga,  S.  Bloom  dynamics  of  the  toxic  dinoflagellate Gymnodinium  catenatum, with 
emphasis  on  Tasmanian  and  Spanish  coastal waters.  In  Physiological  Ecology  of Harmful  Algal  Blooms; 
Anderson, D.M., Cembella, A.D., Hallegraeff, G.M., Eds.; Springer: Berlin, Germany, 1998; pp. 59–80. 




































a  Multitoxin  Ultra‐Performance  LC‐Hydrophilic  Interaction  LC‐MS/MS  Method  for  Quantitation  of 
Paralytic Shellfish Toxins in Bivalve Shellfish. J. Aoac Int. 2015, 98, 609–621. 
38. McNabb,  P.;  Selwood,  A.I.;  Holland,  P.T. Multiresidue  method  for  determination  of  algal  toxins  in 
shellfish: Single‐laboratory validation and interlaboratory study. J. Aoac Int. 2005, 88, 761–772. 
39. Van den Top, H.J.; Gerssen, A.; McCarron, P.; van Egmond, H.P. Quantitative determination of marine 





41. Ciminiello,  P.;  Dell’Aversano,  C.;  Iacovo,  E.D.;  Fattorusso,  E.;  Forino, M.;  Tartaglione,  L.  LC‐MS  of 
palytoxin and its analogues: State of the art and future perspectives. Toxicon 2011, 57, 376–389. 
42. Selwood, A.I.; van Ginkel, R.; Harwood, D.T.; McNabb, P.S.; Rhodes, L.R.; Holland, P.T. A sensitive assay 
for  palytoxins,  ovatoxins  and  ostreocins  using  LC‐MS/MS  analysis  of  cleavage  fragments  from 
micro‐scale oxidation. Toxicon 2012, 60, 810–820. 
















49. Hardison, D.R.; Holland, W.C.; McCall,  J.R.;  Bourdelais, A.J.;  Baden, D.G.; Darius, H.T.; Chinain, M.; 
Tester, P.A.; Shea, D.; Quintana, H.A.F.; et al. Fluorescent receptor binding assay for detecting ciguatoxins 
in fish. PLoS ONE 2016, doi:10.1371/journal.pone.0153348. 

















56. Lapworth,  C.;  Hallegraeff,  G.;  Ajani,  P.  Identification  of  Domoic‐Acid‐Producing  Pseudo‐Nitzschia 
Species in Australian Water. In Harmful Algal Blooms 2000, Proceedings of the Ninth International Conference 
on  Harmful  Algal  Blooms,  Hobart,  Australia,  7–11  February  2000;  Intergovernmental  Oceanographic 
Commission of UNESCO: Paris, France, 2001; pp. 38–41. 












63. Usami,  M.;  Satake,  M.;  Ishida,  S.;  Inoue,  A.;  Kan,  Y.;  Yasumoto,  T.  Palytoxin  analogs  from  the 
dinoflagellate Ostreopsis siamensis. J. Am. Chem. Soc. 1995, 117, 5389–5390. 
64. Brissard, C.; Herve, F.; Sibat, M.; Sechet, V.; Hess, P.; Amzil, Z.; Herrenknecht, C. Characterization of 






66. Ciminiello,  P.; Dell’Aversano, C.;  Fattorusso,  E.;  Forino, M.;  Tartaglione,  L.; Grillo, C.; Melchiorre, N. 
Putative  palytoxin  and  its  new  analogue,  ovatoxin‐a,  in Ostreopsis  ovata  collected  along  the  Ligurian 
coasts during the 2006 toxic outbreak. J. Am. Soc. Mass Spectrom. 2008, 19, 111–120. 
67. Garcia‐Altares, M.;  Casanova,  A.;  Bane,  V.;  Diogene,  J.;  Furey,  A.;  de  la  Iglesia,  P.  Confirmation  of 
pinnatoxins  and  spirolides  in  shellfish  and  passive  samplers  from  Catalonia  (Spain)  by  liquid 
chromatography coupled with triple quadrupole and high‐resolution hybrid tandem mass spectrometry. 
Mar. Drugs 2014, 12, 3706–3732. 
68. Tartaglione,  L.;  Mazzeo,  A.;  Dell’Aversano,  C.;  Forino,  M.;  Giussani,  V.;  Capellacci,  S.;  Penna,  A.; 
Asnaghi, V.; Faimali, M.; Chiantore, M.; et al. Chemical, molecular, and eco‐toxicological investigation of 
Ostreopsis sp  from Cyprus  Island: Structural  insights  into  four new ovatoxins by LC‐HRMS/MS. Anal. 
Bioanal. Chem. 2016, 408, 915–932. 





71. Verma,  A.;  Hoppenrath,  M.;  Harwood,  T.;  Brett,  S.;  Rhodes,  L.;  Murray,  S.  Molecular  phylogeny, 
morphology  and  toxigenicity  of  Ostreopsis  cf.  siamensis  (Dinophyceae)  from  temperate  south‐east 
Australia. Phycol. Res. 2016, 64, 146–159. 
72. Fleming,  L.E.;  Baden,  D.G.;  Bean,  J.A.; Weisman,  R.;  Blythe,  D.G.  Seafood  toxin  diseases:  Issues  in 
epidemiology and community outreach. In Harmful Algae; Reguera, B., Blanco, J., Fernandez, M.L., Wyatt, 







Brett,  S.; Hallegraeff, G.M. High  abundance  of  the  potentially maitotoxic  dinoflagellate Gambierdiscus 
carpenteri in temperate waters of New South Wales, Australia. Harmful Algae 2014, 39, 134–145. 
75. Kretzschmar,  A.L.;  Verma,  A.;  Harwood,  D.T.;  Hoppenrath,  M.;  Murray,  S.  Characterization  of 
Gambierdiscus  lapillus sp. nov.  (Gonyaulacales, Dinophyceae): A new  toxic dinoflagellate  from  the Great 
Barrier Reef (Australia). J. Phycol. 2016, doi:10.1111/jpy.12496‐16‐084. 
76. Murray,  S.;  Momigliano,  P.;  Heimann,  K.;  Blair,  D.  Molecular  phylogenetics  and  morphology  of 
Gambierdiscus yasumotoi from tropical eastern Australia. Harmful Algae 2014, 39, 242–252. 






79. Holland,  W.C.;  Litaker,  R.W.;  Tomas,  C.R.;  Kibler,  S.R.;  Place,  A.R.;  Davenport,  E.D.;  Tester,  P.A. 
Differences in the toxicity of six Gambierdiscus (Dinophyceae) species measured using an in vitro human 
erythrocyte lysis assay. Toxicon 2013, 65, 15–33. 
80. Lewis,  R.J.;  Sellin,  M.;  Poli,  M.A.;  Norton,  R.S.;  MacLeod,  J.K.;  Sheil,  M.M.  Purification  and 
characterization  of  ciguatoxins  from moray  eel  (Lycodontis  javanicus, Muraenidae).  Toxicon  1991,  29, 
1115–1127. 
81. Nagai, H.; Murata, M.;  Torigoe, K.;  Satake, M.; Yasumoto, T. Gambieric  acids,  new  potent  antifungal 
substances with unprecedented polyether structures from a marine dinoflagellate Gambierdiscus toxicus. J. 
Org. Chem. 1992, 57, 5448–5453. 
82. Satake, M.; Murata, M.; Yasumoto, T. Gambierol—A new  toxic polyether  compound  isolated  from  the 
marine dinoflagellate Gambierdiscus toxicus. J. Am. Chem. Soc. 1993, 115, 361–362. 
83. Rodriguez,  I.; Genta‐Jouve, G.; Alfonso, C.; Calabro, K.; Alonso, E.; Sanchez,  J.A.; Alfonso, A.; Thomas, 











88. Richlen,  M.L.;  Morton,  S.L.;  Barber,  P.H.;  Lobel,  P.S.  Phylogeography,  morphological  variation  and 
taxonomy of the toxic dinoflagellate Gambierdiscus toxicus (Dinophyceae). Harmful Algae 2008, 7, 614–629. 







92. Isbister, G.K.; Son,  J.; Wang, F.; Maclean, C.J.; Lin, C.S. Y.; Ujma,  J.; Balit, C.R.; Smith, B.; Milder, D.G.; 
Kiernan, M.C. Puffer fish poisoning: A potentially life‐threatening condition. Med. J. Aust. 2002, 177, 650–653. 
93. Kodama,  M.;  Sato,  S.;  Ogata,  T.  Alexandrium  tamarense  as  a  source  of  tetrodotoxin  in  the  scallop 




94. Vlamis, A.; Katikou,  P.; Rodriguez,  I.; Rey, V.; Alfonso, A.;  Papazachariou, A.; Zacharaki,  T.;  Botana, 
A.M.; Botana, L.M. First detection of tetrodotoxin in Greek shellfish by UPLC‐MS/MS potentially linked 
to the presence of the dinoflagellate Prorocentrum minimum. Toxins 2015, 7, 1779–1807. 




97. Kodama, M.;  Sato,  S.;  Sakamoto,  S.; Ogata,  T. Occurrence  of  tetrodotoxin  in Alexandrium  tamarense,  a 
causative dinoflagellate of paralytic shellfish poisoning. Toxicon 1996, 34, 1101–1105. 















105. Medlin, L.K.; Kegel,  J.U. Validation of  the detection of Pseudo‐nitzschia spp. using specific RNA probes 














selective  liquid  chromatography‐mass  spectrometry method  for  high  throughput  analysis  of  paralytic 
shellfish toxins using graphitised carbon solid phase extraction. J. Chromatogr. A 2015, 1387, 1–12. 
111. Murray,  S.A.; Wiese, M.;  Stuken, A.;  Brett,  S.; Kellmann,  R.; Hallegraeff, G.; Neilan,  B.A.  sxtA‐Based 
quantitative molecular assay t identify saxitoxin‐producing harmful algal blooms in marine waters. Appl. 
Environ. Microbiol. 2011, 77, 7050–7057. 
112. Ruvindy,  R.;  Bolch,  C.;  Hallegraeff,  G.M.;  Smith,  K.;  Van  Asten,  M.;  Murray,  S.A.  Investigating 
co‐occurring blooms of A. pacificum and A. fundyense using sxtA‐based and species specific qPCR assays in 
eastern Australian waters. In Proceedings of the 17th International Conference on Harmful Algae, Santa 
Catarina, Brazil, 9–14 October 2016. 
113. Farrell, H.; O’Connor, W.; Seebacher, F.; Harwood, D.T.; Murray, S. Molecular detection of the sxtA gene 
from saxitoxin‐producing Alexandrium minutum in commercial oysters. J. Shellf. Res. 2016, 35, 169–177. 
© 2017 by the authors; licensee MDPI, Basel, Switzerland. This article is an open access 
article distributed under the terms and conditions of the Creative Commons Attribution 
(CC BY) license (http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/). 
